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NOMENCLATURA 
SIGLAS 
CE: Contaminantes emergentes 
PTAR: Planta tratadora de aguas residuales 
EUA: Estados Unidos de América 
EIS:  Espectroscopía de impedancia 
SPR: Resonancia superficial de plasmones 
UV-vis: Ultravioleta-visible 
sp. (latin); Especies 
ADN: Ácido desoxiribonucléico 
K2HPO4: Fosfato de potasio dibásico 
KCl: Cloruro de potasio  
NaNO3: Nitrato de sodio 
MgSO₄·7H₂O: Sulfato de magnesio heptahidratado 
FeSO4·7H₂O : Sulfato de hierro heptahidratado 
CuSO4: Sulfato de cobre 
LOD: Límite de detección 
ABTS: Ácido 2,2'–azino–bis–(3–etillbenzotiazolina–6–sulfónico 
EDC: 1-etil-3-(3-dimetilaminopropil) clorhidrato de carbodiimida 
GC-MS: Cromatografía de Gases Acoplada a Espectrometría de Masas 
HPLC: Cromatografía Líquida de Alta Eficiencia 
HPLC-MS: Cromatografía Líquida de Alta Eficiencia Acoplada a Espectrometría de 
Masas 
LC-MS: Cromatografía Líquida Acoplada a Espectrometría de Masas 
NHS:  N-hidroxisuccinimida 
SD: Desviación estándar 
 
 






mg L-1: miligramo por litro 
ng L-1: nanogramo por litro 
 L-1: microgramo por litro 
mA/ mg L-1: miliamperes por miligramo por litro 
nm: nanómetros 
ml: mililitro 
rpm: revoluciones por minuto 
l: Microlitros 
ºC: Grados centígrados 
min: minutos 
R: coeficiente de correlación 
s: segundos 
%: Por ciento 
g: gramos 
pH: Potencial de hidrógeno 
U/mg: unidad enzimática por miligramos 
ℇ: Coeficiente de extinción molar  
V: voltaje 
V/s: voltaje por segundo 
% v/v: porcentaje volumen-volumen  
h: Horas 
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México tiene una alta incidencia en el uso de pesticidas piretroides, tanto en los cultivos 
agrícolas como en la fumigación de hogares. Si embargo, existen reportes que indican 
que la exposición a estos productos puede provocar efectos de carcinogenicidad, 
inmunotoxicidad, trastornos del desarrollo neurológico, etc. Actualmente estos 
compuestos son detectados por técnicas sumamente sensibles como la cromatografía, 
pero que requieren equipos costosos, personal capacitado y son de difícil uso para 
monitoreo en campo (análisis in-situ). Es por ello que, existe una necesidad por 
desarrollar nuevas herramientas analíticas que permitan eficientizar el monitoreo de este 
tipo de compuestos que ponen en riesgo la salud de la población. 
Este estudio se centró en el desarrollo de un biosensor electroquímica basado en la 
inmovilización de enzimas lacasa/esterasa sobre un electrodo de oro para la detección del 
pesticida piretroide permetrina, así como uno de sus metabolitos, el 3-
fenoxilbencilaldehído (3-BPA). Para ello 2 cepas productoras de estas enzimas fueron 
reactivadas. Por un lado, la bacteria B. cereus T3A1 fue empleada para producir esterasas 
mientras que S. aureus T3C3 produjo lacasas. Se realizó la cuantificación de la actividad 
enzimática de las enzimas y posteriormente fueron inmovilizadas covalentamente sobre 
electrodos de oro. Los electrodos fueron previamente funcionalizados con grupos 
carboxílicos, los cuales interaccionaron con los aminoácidos de las enzimas para formar 
enlaces amida y quedar unidos al sistema. A los electrodos con enzima inmovilizada se 
les realizaron pruebas de actividad enzimática para cerciorarse que éstas seguían activas 
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después del proceso de inmovilizacón, además se tomaron micrografías SEM para 
observar cambios morfológicos en la superficie del electrodo. Finalmente, se integró un 
sistema bioelectroquímico de tres electrodos, que consistió en nuestro electrodo de oro 
inmovilizado con enzimas, un contraelectrodo de platino y un electrodo de referencia Ag 
/ AgCl. Con este sistema se realizaron voltamperometrías cíclicas para detectar los 2 
analitos, la permetrina y el 3-PBA. El límite de detección obtenido para la permetrina fue 
de 0.94 mg L-1, mientras que para el 3-BPA fue 3.9 mg L-1. Por otro lado, la sensibilidad 
del método de detección para la permetrina y 3-BPA fue de 0.04 mA/mg L-1 y 0.0074 
mA/ mg L-1, respectivamente. 
Conclusiones y contribuciones: 
El conjunto de datos obtenidos demostró que las enzimas lacasa/esterasa inmovilizadas 
pueden ser empleadas como bioreceptores en la detección de permetrina y el 3BPA, por 
lo cual lo hace un fuerte candidato para la detección de otros pesticidas piretroides. Cabe 
mencionar que es la primera vez que este sistema bi-enzimático es empleado en un 
biosensor para la detección de piretroides. Por lo cual, los resultados de la evaluación 
permiten contribuir al desarrollo de herramientas analíticas que permitan la detección 




Firma del asesor:  ______________________________ 
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CAPÍTULO 1 INTRODUCCIÓN 
1.1 Contaminantes emergentes 
El uso incalculable de productos químicos, por una sociedad en constante crecimiento, ha 
traído consigo la presencia de contaminantes móviles y persistentes en el aire, agua, suelo 
y sedimentos. Este consumo masivo de compuestos químicos empleados en el hogar, ya 
sea de limpieza o de cuidado personal (cosméticos, fármacos, etc.) ha provocado el 
surgimiento de la clasificación de contaminantes emergentes (CE) [1].  A pesar que, la 
presencia de estos contaminantes en el medio ambiente generalmente se encuentra en un 
rango de concentración muy bajo, de mg L−1 a ng L–1, la mayoría de estos compuestos 
están diseñados para ser biológicamente activos, causando afecciones en los organismos 
que entran en contacto con ellas [2]. 
En este sentido, los CE han sido relacionados con actividad anti androgénica en humanos, 
enfermedades del tracto-respiratorio, del sistema nervioso e inmunológico, problemas de 
la piel y enfermedades crónicas [3]. Además de daños al medio ambiente y a la 
biodiversidad al tener efectos endocrinos y de neurotoxicidad en algunas poblaciones de 
peces y mejillones [3]. 
En general, estos compuestos ingresan a los sistemas de alcantarillado urbano a través de 
la excreción humana en orina y heces, mediante la eliminación inadecuada de pesticidas 
y biocidas o la lixiviación en áreas urbanas durante los eventos de lluvia. En las plantas 
tratadoras de agua residual (PTAR), muchos de estos compuestos orgánicos no se 
eliminan y, por lo tanto, son un aporte relativamente constante a las aguas superficiales, 
llegando incluso al agua potable. En EUA se ha llegado a detectar en agua de grifo, hasta 
15 diferentes tipos de CE con concentraciones que varían entre los µg L-1 y los ng L-1[4]. 
Mientras que en México ya se conoce la presencia de estos micro contaminantes en agua 
superficial y subterránea, siendo más común la incidencia de fármacos, plastificantes, 
productos de cuidado personal y pesticidas [4].  
1.2 Pesticidas piretroides 
En particular, México tiene una alta incidencia de pesticidas en sus cuerpos de agua, ya 
que, históricamente estos compuestos se han utilizado extensivamente en la agricultura 
para proteger los cultivos de las plagas y malezas, además de ser empleados en programas 
de fumigación para la protección de la salud pública, con la finalidad de evitar 
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enfermedades transmitidas por mosquitos, como la malaria y el dengue [5]. En México, 
los pesticidas organofosforados y piretroides son los más comúnmente empleados [6]. Sin 
embargo, los pesticidas piretroides causaron especial interés al ser introducidos al 
mercado en 1960, como compuestos que evitarían los problemas ambientales que los 
pesticidas organofosforados y carbamatos estaban causando [7]. Por lo tanto, mucho 
tiempo fueron considerados entre los insecticidas más seguros y disponibles para el 
control de plagas en agricultura, salud pública, horticultura y aplicaciones veterinarias 
agrícolas [6]. 
Los piretroides son compuestos de origen sintético, basados en la estructura natural de las 
piretrinas, las cuales están presentes en las flores de crisantemos (Chrysanthemum sp.), 
la estructura piretroide básica consiste en un ácido y un alcohol con un enlace éster [8]. 
Estos compuestos se pueden dividir en dos grupos, piretroides tipo I que contienen en su 
estructura un ciclopropano unido a un grupo carboxílico y piretroides de tipo II que 
contienen un grupo ciano (ver Figura 1), el cual está asociado a un incremento en sus 
propiedades insecticidas [8].  
 
 
Figura 1 Estructura química de: a) Permetrina (piretroide tipo I) y b) Cipermetrina (piretroide 
tipo II).  
 
Estos insecticidas son de amplio espectro, muy lipofílicos, y altamente estables a la luz y 
a la temperatura. Sin embargo, dicha estabilidad ha traído como consecuencia la detección 
de residuos piretroides en productos agrícolas [4], alimentos [5, 6] y agua superficial [7, 
8]. Además, estudios recientes han relacionado algunos metabolitos piretroides con daños 
en el ADN de los espermatozoides humanos, lo que generó preocupaciones sobre los 
posibles efectos negativos en la salud reproductiva humana. También se debe mencionar 
que hay preocupación sobre su posible capacidad para mostrar neurotoxicidad en el 
hombre [8]. 
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Es por ello que, en los últimos años se ha enfatizado la necesidad de desarrollar 
plataformas de control y monitoreo ambiental que permitan la detección temprana de 
contaminantes ambientales. Los métodos analíticos actuales para la detección de 
piretroides son usualmente técnicas cromatográficas acopladas a detectores universales 
como UV o espectrometría de masas y métodos de inmunoensayo, logrando altos niveles 
de sensibilidad y precisión. Sin embargo, la mayoría de estas técnicas requieren equipos 
costosos, largos tiempos de análisis y personal capacitado, además de ser de difícil uso 
para monitoreo en campo (análisis in-situ). 
1.3 Biosensores 
Debido a lo anterior existe un creciente interés por desarrollar técnicas de monitoreo 
bioanalíticos, tales como los biosensores, que ofrecen ventajas sobre las técnicas clásicas 
en términos de portabilidad, menor costo, buena sensibilidad, la posibilidad de análisis de 
matrices complejas sin pretratamiento extenso, variedad de plataformas y tiempos de 
respuesta cortos [9]. 
Un biosensor es un dispositivo analítico que consiste en dos componentes, el sistema de 
identificación bioquímica también llamado bioreceptor (por ejemplo: enzimas, células, 
anticuerpos y ADN) y el transductor, que traduce la información del evento bioquímico 
a una salida de dominio físico que pueda ser cuantificable. La amplitud de la señal 
dependerá de la concentración del analito [9]. 
 
 
Figura 2 Estructura de un biosensor. Figura adaptada de Sandoval & Herrera, 2010 [10] 
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Dado que muchos pesticidas son diseñados con el principio de inhibir un proceso 
enzimático clave, el uso de biosensores electroquímicos basados en la inhibición 
enzimática resultan particularmente relevantes, ya que, realizan la detección cuantitativa 
de un determinado contaminante en función de su toxicidad [11]. Sin embargo, un 
biosensor electroquímico también es capaz de trabajar en condiciones no inhibitorias, 
basando su detección en la producción de electrones por catálisis enzimática del tipo 
óxido-reducción. El analito y la enzima participan en la reacción y los iones producidos 
crean un potencial, que se sustrae del electrodo de referencia para proporcionar una señal 
eléctrica estudiados [12].  
Dentro de las moléculas empleadas como bioreceptor, las enzimas presentan grandes 
ventajas por su alta estabilidad, fácil producción y poseer un alto espectro de 
reconocimiento. Tanto las enzimas oxidasas como las hidrolasas han sido ampliamente 
reportadas como bioreceptores para el desarrollo de sensores electroquímicos [13].  
Por un lado, las enzimas oxidasas poseen la capacidad de catalizar reacciones de 
transferencia de electrones en compuestos fenólicos bajo la presencia de oxígeno 
molecular [14]. Dentro de la clasificación de enzimas oxidasas, se encuentran las lacasas, 
tirosinasas y peroxidasas, las cuales pueden ser producidas por hongos del género Rhus, 
Trametes y Aspergillus [14], [15]; por bacterias del género Bacillus, Pseudomonas, 
Escherichia y Streptomycetes [16]; y en plantas del género Pinus, Acer, y Nicotiana [17]. 
Mientras que, las enzimas hidrolasas catalizan la escisión de diferentes tipos de enlaces 
químicos por hidrólisis [13]. Entre ellas se encuentran las esterasa, lipasas y fosfolipasas, 
distribuidas ampliamente en bacterias del género Pseudomonas, Bacillus, Lactobacillus, 
y Streptomyces [18], [19]; por hongos del género Eupenicillium, Pestalotiopsis, y en 
plantas del género Nepenthes [20].  
Por lo anterior, la presente propuesta busca mediante el uso de enzimas lacasas y esterasas 
producidas por las bacterias del género S. aureus y B. cereus, brindar una alternativa a la 
detección electroquímica de pesticidas piretroides y sus metabolitos, vinculando sus 
propiedades catalíticas con la estructura química de los analitos.  
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CAPÍTULO 2 ANTECEDENTES 
 
A medida que aumenta el uso de insecticidas piretroides, también lo hacen las 
preocupaciones sobre la salud humana. Desde hace algunas décadas, estos compuestos 
han sido considerados dentro de la clasificación de contaminantes emergentes (CE), ya 
que son considerados como posibles disruptores endocrinos, capaces de imitar a las 
hormonas naturales en el cuerpo. En 2017, Zepeda-Arce y colaboradores asociaron la 
exposición ocupacional de trabajadores a pesticidas organofosforados y piretroides con 
estrés oxidativo en las células, además de ocasionar daños en el ADN [6] 
Otros efectos adversos están relacionados a carcinogenicidad, inmunotoxicidad, 
trastornos del desarrollo neurológico y anomalías del sistema nervioso central en lactantes 
[21]. Se cree que la exposición de la población a estos compuestos ocurre a través de 
residuos piretroides en alimentos, el agua potable o por contacto con partículas 
remanentes en el aire y polvo después de la aplicación en hogares. Así mismo, los 
agricultores y los fabricantes pueden recibir sobreexposición ocupacional por inhalación 
y contacto dérmico [21]. Es por ello que su detección ha cobrado gran importancia.  
De acuerdo con los datos reportados por los Servicios de Información Toxicológica de 
México (SINTOX), los casos de intoxicación por pesticidas reportados durante el 2012, 
pertenecen a los grupos: organofosforados con el 19%, Piretroides 20%, carbamatos 14%, 
bipiridilos 6%, fosfóricos 5%, organoclorados 1%, clorofenólicos 1%, otros 19% y 
desconocidos 15% [22]. 
Actualmente, la detección de estos compuestos se realiza principalmente mediante 
técnicas convencionales como la cromatografía. Por ejemplo, en el 2018 Morgan y 
colaborados reportaron la cuantificación de siete pesticidas piretroides y seis metabolitos 
utilizando cromatografía líquida acoplada a espectrometría de masas [23]. Mientras que, 
El-Saeid y Khan, probaron la eficiencia del método de cromatografía de fluidos 
supercríticos (SFC) para determinar siete piretroides y uno de sus metabolitos [24]. Por 
otro lado, Wang y colaboradores en 2019 probaron un método sensible para determinar 
seis piretroides mediante cromatografía de gases y detección de captura de electrones 
(GC-ECD) [25]. Sin embargo, la tendencia actual por desarrollar nuevas técnicas 
analíticas que permitan el monitoreo en campo y en tiempo real, ha cobrado un enorme 
auge. 
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Es por lo que, en la actualidad existen diversos reportes del desarrollo de biosensores para 
la detección de piretroides, así como de sus metabolitos. Los piretroides, al ser absorbidos 
por el organismo tienden a ser metabolizados por hidrólisis enzimática creando 
metabolitos como el ácido 3-fenoxibenzoico y 3-fenoxibencilaldehído, provenientes de 
los piretroides tipo I y II, respectivamente [26]. Los metabolitos se pueden estar presentes 
en la sangre o ser excretados en la orina u otras secreciones, por lo cual pueden emplearse 
como biomarcadores de exposición a piretroides [26]. Es por ello que, en 2019, científicos 
del Reino Unido desarrollaron un biosensor óptico basado en células enteras de E. coli 
para la detección del ácido 3-fenoxibenzoico (metabolito primario en la degradación de 
pesticidas). Este dispositivo permitió el análisis de muestras de orina y plasma, 
presentando un LOD de 3 ng ml-1 [21].  
Además, en la actualidad existen diversos reportes del desarrollo de biosensores 
empleando inmunoensayos para la detección especifica de piretroides como la 
deltametrina y cipermetrina [27]–[29]. Además, la técnica de resonancia superficial de 
plasmones (SPR) acoplada a anticuerpos también ha sido empleada en la detección de 
deltametrina, logrando un LOD de 0.01 μg L − 1 [30].  
La deltametrina también ha sido detectada a través de inmunoensayos electroquímicos, 
tal como el reportado por Fruhmann y colaboradores, donde se analizaron muestras de 
agua de mar sin ningún tratamiento previo, obteniendo un LOD de 4.7 μg/L [26] o el 
reportado por Castellarnau y colaboradores, basado en la espectroscopía de impedancia 
(EIS), obteniendo un LOD de 0.303 μg L− 1, sin embargo, dicha técnica exhibió gran 
dispersión en los resultados, disminuyendo la precisión del método [31]. 
Además, Arip y colaboradores, desarrollaron un biosensor potenciométrico basado en 
cambios de pH mediados por células inmovilizadas del hongo Lentinus sajor-caju ante la 
presencia del pesticida permetrina en muestras de madera. A condiciones óptimas de pH, 
concentración y carga fúngica, el biosensor demostró respuesta a las concentraciones de 
permetrina en un rango de un 1 a 100 μM [32]. 
 
Con respecto al uso de enzimas como bioreceptor para la detección de piretroides, 
Dominguez-Renedo et al. desarrollaron un ensayo amperométrico basado en la 
inactivación de la acetilcolinesterasa (AChE) ante la presencia de la permetrina, 
obteniendo un LOD de 8.1 ± 0.4 μM. El sistema usado consistió en electrodos 
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serigrafiados donde la enzima AChE fue inmovilizada. De forma general, la AChE 
cataliza la hidrólisis de acetiltiocolina a tiocolina, sin embargo, la presencia de permetrina 
inhibe la actividad de AChE, lo que resulta en una menor producción de tiocolina y, por 
lo tanto, una disminución en la oxidación amperométrica [33].  
 
Dada la toxicidad de estos pesticidas, muchos de los biosensores electroquímicos 
diseñados para su detección están basados en la inhibición de las enzimas empleadas 
como bioreceptor [11]. Sin embargo, en la actualidad existen diversos reportes que 
resaltan la habilidad de las enzimas lacasa [34] y esterasa [35], para biodegradar 
pesticidas piretroides, por lo cual su capacidad catalítica no es inhibida ante la presencia 
de estos compuestos.  
Las esterasas pertenecen al grupo de enzimas hidrolasas y son capaces de hidrolizar una 
gran cantidad de compuestos que contienen enlaces éster. Estas enzimas se encuentran 
ampliamente estudiadas y se sabe que son producidas por diversas bacterias del género 
Pseudomonas, Bacillus, Lactobacillus, y Streptomyces [18], [19]; por hongos del género 
Eupenicillium, Pestalotiopsis, y en plantas del género Nepenthes [20]. Estas enzimas han 
sido estudiadas en la degradación de piretroides como fenpropatrin, cipermetrin, 
permeirin, cihalotrin, deltametrin, fenvalerate, y bifentrin [35]. 
Por otro lado, las lacasas son enzimas ampliamente producidas por plantas (Pinus, Acer, 
y Nicotiana) [17], hongos (género Rhus, Trametes y Aspergillus) [14], [15] y bacterias 
(género Bacillus, Pseudomonas, Escherichia y Streptomycetes) [16]. Las estructuras de 
las lacasas contienen cuatro iones de cobre que pueden catalizar reacciones de oxidación 
en presencia de oxígeno, lo que conduce directamente a la descomposición de varios 
compuestos fenólicos, fenol sustituidos (cloro y azufre) y algunas aminas aromáticas [36]. 
Algunos ejemplos de insecticidas piretroides biodegradados por estas enzimas se 
encuentran la cipermetrina [34], imiprotrina [37] y ácido 3-phenoxybenzoico  [38].  
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CAPÍTULO 3 APORTACIÓN CIENTÍFICA 
 
La presente propuesta busca mediante el uso de enzimas lacasas y esterasas, producidas 
por las bacterias del género S. aureus y B. cereus, brindar una alternativa a la detección 
de pesticidas piretroides y sus metabolitos, vinculando sus propiedades catalíticas con la 
afinidad estructural de los analitos. 
Contribuir al desarrollo de herramientas analíticas que permitan la detección temprana de 
pesticidas piretroides, empleando como bioreceptor las enzimas lacasa y esterasa 
producidas por bacterias, a fin de brindar una alternativa a la actual detección 
electroquímica indirecta (por inhibición) de piretroides y sus metabolitos. 
CAPÍTULO 4 HIPÓTESIS Y OBJETIVOS 
4.1 Hipótesis 
Las enzimas bacterianas, lacasa y esterasa, serán capaces de producir una respuesta 
electroquímica directa ante la presencia de un pesticida piretroide y sus metabolitos.   
4.2 Objetivo general 
Desarrollar un biosensor electroquímico a partir de la evaluación de la respuesta 
electroquímica generada por las enzimas lacasa y esterasa ante la presencia de un 
compuesto piretroide y sus metabolitos. 
4.3 Objetivos específicos 
 Producir enzimas lacasa y esterasa a partir de las bacterias S. aureus T3C3 y B. 
cereus T3A1. 
 
 Cuantificar la actividad enzimática y cuantificación de proteinas en las enzimas 
producidas. 
 
 Evaluar cualitativamente la actividad catalítica de las enzimas libres en presencia 
de los analitos. 
 
 Inmovilizar covalentemente las enzimas a un electrodo de oro para realizar 
mediciones electroquímicas. 
 
 Evaluar y determinar los parámetros analíticos de la medición electroquímica. 
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CAPÍTULO 5 MATERIALES Y MÉTODOS 
 
5.1 Localización 
Los experimentos realizados en este proyecto se llevaron a cabo en el Laboratorio de 
Innovación y Desarrollo Biotecnológico, dentro de las instalaciones del Centro de 
Investigación en Biotecnología y Nanotecnología (CIByN) de la Facultad de Ciencias de 
la Universidad Autónoma de Nuevo León. 
5.2 Equipo
 
Balanza analítica (Sartorius Entris), Incubadora con agitación (Barnstead 
International/Shka-4000), Autoclave eléctrica a vapor en forma de olla (All American), 
Microscopio binocular (Carl Zeiss/Standard 25), Espectrofotómetro UV/VIS Cary 50 
(Varian), Plancha con agitación (Thermoline), Potenciostato (Metrohm), Campana de 
flujo laminar (PRENDO), Fotómetro para microplacas (Thermo Scientific), Centrifuga 
(Thermo Scientific), Micropipetas (BioPette Plus), Incubadora con agitación (SHEL-
LAB/1575) y pHmetro (HANNA). 
 
5.3 Reactivos  
1-etil-3-(3-dimetilaminopropil) carbodiimida (EDC) (Sigma ALDRICH), 11-
mercaptoundecanol (MUD)(Sigma ALDRICH), 2, 2'-Azinobis-3-etil- benzo-tiazolina-6-
acido sulfónico (ABTS) (Sigma ALDRICH), 3-Fenoxibencilaldehido (3-BPA) (Sigma 
ALDRICH), 4-nitrofenil acetato (Sigma ALDRICH), Aceite de olivo (Jaloma), Acetato 
de sodio (DEQ), Ácido 16-mercaptohexadecanoico (MHDA) (Sigma ALDRICH), Agar 
nutritivo (BD Bioxon), Albúmina de suero bovino (Sigma ALDRICH), Alcohol etílico 
(DEQ), Alcohol metílico (CTR), Caldo Nutritivo (BD Bioxon), Cloruro de potasio 
(DEQ), Cloruro de sodio (JT Baker), Extracto de levadura (BD bioxon), MES (Sigma 
ALDRICH), Fosfato de potasio monobásico (PQM), Hidróxido de sodio (Fermont), N-
hidroxisuccinimida (NHS) (Sigma ALDRICH), Reactivo bradford (Sigma ALDRICH), 
Fosfato de sodio dibásico (PQM), Sulfato de hierro heptahidratado (DEQ), Sulfato de 
magnesio heptahidratado (DEQ), Nitrato de sodio (DEQ), Sulfato de cobre (JT Baker), 
Acetato de sodio (DEQ) y Cloruro de magnesio (DEQ) 
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5.4 Material Biológico  
Los microorganismos fueron donados por la Dra. Ma Elena Cantú Cárdenas del 
Laboratorio de Biotecnología de la Facultad de Ciencias Químicas de la Universidad 
Autónoma de Nuevo León. Las bacterias utilizadas fueron Bacillus cereus T3A1 y 
Staphylococcus aureus T3C3. Se conservan por medio de las resiembras cada 6 meses en 
el Laboratorio de Innovación y Desarrollo Biotecnológico (LIDB). 
5.5 Producción de enzimas lacasa y esterasa a partir de las bacterias S. aureus T3C3 
y B. cereus T3A1. 
 
5.5.1 Reactivación de la cepas B. cereus T3A1 y S. aureus T3C3 
 
Las bacterias B. cereus T3A1 y S. aureus T3C3 fueron reactivadas en caldo nutritivo a 
37°C por 24 horas en una incubadora con agitación SHEL-LAB. Posteriormente, las 
cepas fueron propagadas empleando un volumen de 20 mL del mismo medio en un matraz 
Erlenmeyer de 250 mL, el cual se incubó a 37 °C a una agitación constante de 110 rpm 
durante 2 días. Una vez que se realizó la reactivación, las cepas fueron sembradas en 
placas de agar nutritivo (B. cereus T3A1) y agar BHI (S. aureus T3C3), con resiembra 
cada 4 semanas y conservados a 4°C. 
A las resiembras de cada cepa se les realizó una tinción de Gram para corroborar su 
pureza. La tinción de Gram se llevó a cabo tomando una asada de las placas y se colocó 
en un portaobjetos, después se agregó una gota de agua y se dejó secar, una vez que la 
muestra se secó, se agregó cristal violeta y se dejó durante 1 minuto, transcurrido el 
tiempo el portaobjetos se enjuagó con agua destilada, posteriormente se agregó lugol 
durante 3 minutos, seguido de la adición de alcohol-acetona por 1 minuto, se enjuagó con 
agua destilada y se agregó safranina durante 1 minuto. Finalmente, la muestra se enjuagó 
y se dejó secar para su posterior observación al microscopio (CARL ZEISS) empleando 





5.5.2 Producción de enzimas lacasas por S. aureus T3C3 
 
La producción de enzimas lacasas fue realizada al inocular la bacteria S. aureus T3C3 
(1% de inóculo) en 10 ml del caldo de producción propuesto por Sondi et al. 2014, el cual 
consta de 0.6% p/v de extracto de levadura y 100 µM de CuSO4, pH 8 [39]. El cultivo se 
mantuvo en agitación durante 96 horas a 37°C y 110 rpm. Posteriormente el cultivo se 
propagó en 40 ml del mismo medio, por otras 96 horas a 37°C. Durante este proceso se 
tomaron alícuotas para medir su densidad óptica a 600 nm en un espectrofotómetro UV-
Vis cary 50, con la finalidad de realizar una curva de crecimiento de la cepa. 
Finalmente, el cultivo se centrifugó a 14,000 rpm durante 15 minutos a 4°C y se conservó 
el sobrenadante para su posterior análisis de actividad enzimática.  
 
5.5.3 Producción de enzimas esterasas por B. cereus T3A1 
 
La producción de enzimas esterasas fue realizada al inocular la bacteria B. cereus T3A1 
(1% de inóculo) en 10 ml del caldo de producción propuesto por Sharma et al. 2016, el 
cual consta de 10 ml de aceite de oliva, 5 g/L de caldo nutritivo, 0.6 g/L KCl, 3 g L 
NaNO3, 0.6 g/L MgSO₄·7H₂O, 0.01 g/L FeSO4·7H₂O y 0.1 g/L K2HPO4 [40]. El cultivo 
se mantuvo en agitación durante 24 horas a 37°C y 110 rpm. Posteriormente el cultivo se 
propagó en 40 ml del mismo medio, por otras 24 horas a 37°C. Durante este proceso se 
tomaron alícuotas para medir su densidad óptica a 600 nm en un espectrofotómetro UV-
Vis cary 50, con la finalidad de realizar una curva de crecimiento de la cepa.  
Finalmente, el cultivo se centrifugó a 12,000 rpm durante 30 minutos a 4°C y se conservó 







5.6 Evaluación de la actividad enzimática y cuantificación de proteínas en las 
enzimas producidas 
El ensayo de actividad enzimática de la enzima lacasa fue determinada por medio de la 
medición espectrofotométrica (UV-Vis), de acuerdo al protocolo establecido por Zhang 
et al 2018. Para las pruebas se tomaron 200 µL del sobrenadante del cultivo S. aureus 
T3C3 y se adicionaron a la mezcla de reacción (2 ml) que contiene el sustrato 
correspondiente. El 2, 2'-Azinobis-3-etil- benzo-tiazolina-6-acido sulfónico (ABTS) fue 
utilizado como sustrato,  a concentración 10mM, en buffer de acetato de sodio 0.1 M, pH 
4.5. El cambio de la absorbancia fue medida a temperatura ambiente durante 30 minutos 
a 420 nm [41]. 
 
Por otro lado, el ensayo de actividad enzimática de la enzima esterasa fue realizado por 
medio de una medición espectrofotométrica (UV-Vis), empleando p-nitrofenol acetato 
(5mM en metanol) como sustrato. Para las pruebas se tomaron 40 µL del sobrenadante 
del cultivo B. cereus T3A1 y se adicionaron a la mezcla de reacción que contiene 60 µL 
de sustrato y 1.9 ml de buffer fosfato 0.1 M (pH 7.0) de acuerdo al protocolo establecido 
por Sharma et al 2016. El cambio de la absorbancia fue medida a temperatura ambiente 
40 minutos a 410 nm [40]. 
 
La actividad enzimática fue expresada como la cantidad de enzima necesaria para 











𝑚𝑖𝑛 ) × 𝑉𝑡]
ℇ × 104 × 1 × 𝑉𝑚
                       𝐸𝑐 1.      
 
Donde: Abs es el cambio en la absorbancia, Vt es el volumen total de la celda, ε es el 
coeficiente de extinción molar del 2, 2'-Azinobis-3-etil- benzo-tiazolina-6-acido 
sulfónico (ABTS) (36,000 M-1cm-1) a 420 nm  o del p-nitrofenol (17,800 M-1 cm -1 ) a 410 




Finalmente, la cuantificación de proteína en los extractos enzimáticos fue determinada 
por el método de Bradford, el cual consiste en la unión del colorante azul de Coomassie 
a la proteína. Se preparó una curva de calibrado empleando como estándar proteína 
albúmina sérica bovina en un rango de 0 a 1 mg/mL. La cuantificación se realizó 
midiendo la absorbancia en un fotómetro para microplacas, a una longitud de onda de 595 
nm. Todas las mediciones se realizaron por triplicado.  
5.7 Evaluación cualitativa de la actividad catalítica de las enzimas libres en 
presencia de los analitos 
Para esta prueba se emplearon como analitos el insecticida piretroide permetrina y uno de 
sus metabolitos, el 3-fenoxibencialdehído (3-PBA). Las estructuras de ambos analitos se 





Figura 3 Estructura química de (a) la permetrina y (b) el 3-fenoxibencilaldehído 
 
La prueba tiene por finalidad evaluar cualitativamente el efecto de la actividad catalítica 
de cada enzima en presencia de los analitos. Para la prueba con esterasas fue empleado el 
buffer McIlvaine 0.1M (pH 6.0) y para las lacasas el buffer de citratos 0.1 M (pH 4.5). 
Para llevar a cabo la evaluación, se preparó una mezcla de reacción que contenía 100 mg 
L− 1 de cada analito, 10% (v / v) de buffer y 100 U mg − 1 de enzima (sobrenadante de 
cultivos), la solución se mezcló homogéneamente y se protegió de la luz hasta su uso. La 
solución de reacción fue monitoreada cada 2 horas usando un espectrofotómetro UV-Vis 
para registrar los cambios en el espectro de absorción del analito de interés (rango de 200 
y 800 nm). Los cambios en el espectro de absorción del analito serían atribuidos al efecto 
de las enzimas. 
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5.8 Inmovilización covalente de las enzimas a electrodos de oro para realizar 
mediciones electroquímicas 
 5.8.1 Funcionalización de la superficie de oro 
 
Previo a la inmovilización de las enzimas es necesario realizar un proceso de 
funcionalización sobre la superficie de oro de los electrodos (50 nm). Este proceso consta 
de la formación de una capa de alcanotioles que sirven como agentes ligantes entre el oro 
y las enzimas. Para esta etapa se sumergió la laminilla de oro en una solución de ácido 
16-mercaptohexadecanoico (250µM en etanol). Este compuesto tiene una estructura 
química que posee un extremo con grupo funcional de azufre que se une covalentemente 
al oro debido a la diferencia de electronegatividad, mientras que el otro extremo de la 
molécula presenta un grupo carboxilo que es capaz de unirse a los aminoácidos de lisina 
en las enzimas. Una vez transcurridas 12 horas, la laminilla es lavada con etanol y se deja 
secar al aire.  
 5.8.2 Inmovilización  
 
Una vez unidos los alcanotioles al oro, estos deben activarse para permitir el posterior 
anclaje de las enzimas. Esta activación se realiza a través del método EDC / NHS (0.05 
M/0.2 M) en una solución amortiguadora MES de concentración 0.01 M y pH 5.0. En 
este proceso se generan ésteres de carboimida que permite la unión de la enzima a través 
de sus aminoácidos formando un enlace amida (ver Figura 4). En el proceso de 
inmovilización se prepararon 2 tipos de electrodos, uno con 100 U mg-1 de lacasa y otro 
electrodo con 100 U mg-1 de cada enzima (esterasa y lacasa). Una vez que los electrodos 
de oro fueron inmovilizados se procedió a realizar un lavado y se conservaron en buffer 




Figura 4 Proceso de funcionalización e inmovilización. Figura adaptada de Casero, 2013 [42] 
 
La actividad catalítica de las enzimas inmovilizadas fue determinada mediante el mismo 
proceso explicado, en la sección 5.6 de métodos, empleado en las enzimas libres. La 
diferencia radica en que la alícuota de sustrato para cada enzima fue adicionado 
directamente al sistema inmovilizado.  
El porcentaje de inmovilización enzimática fue determinado por diferencia entre la 
concentración de proteínas (enzimas) en la solución previo a la inmovilización, así como 
posterior a ella. Para ello, se colocaron 150 µL de la mezcla de reacción de Bradford y 
después de finalizar la reacción se recuperó la solución con ayuda de una micropipeta 
para posteriormente lavar el electrodo. 
Además, a los electrodos de oro se les realizó un corte transversal y se tomaron 
micrografías en un microscopio electrónico de barrido JEOL JSM–7800F, esto con la 
finalidad de ver la irregularidad de las capas depositadas en el oro después de la 
inmovilización.  
5.9 Evaluación y determinación los parámetros analíticos de la medición 
electroquímica 
Los experimentos electroquímicos se llevaron a cabo utilizando un potenciostato 
Dropsens (metrohm). Se empleo el método de voltamperometría cíclica bajo un esquema 
de tres electrodos que consistió en nuestro electrodo de oro inmovilizado con enzimas, 
un contraelectrodo de platino y un electrodo de referencia Ag / AgCl. Durante las 
mediciones electroquímicas se evaluaron 2 analitos, la permetrina y el 3-PBA, los cuales 
se encontraban en buffer McIlvain de pH 6.0. 
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Las mediciones electroquímicas se llevaron a cabo en un volumen de muestra de 10 ml, 
a temperatura ambiente (25°C) y sin agitación. Se registraron las curvas de 
voltaje/corriente de 0.1 a 1.2 V, con una velocidad de escaneo 0.1 V/s. 
Para calibrar el biosensor, se inyectaron una serie de muestras (permetrina y 3-PBA) en 
un rango de concentración 0-10 ppm. La intensidad de la señal de corriente generada, 
representa la reacción entre la enzima y el analito, la cual será directamente relacionada 
a la concentración del pesticida evaluado. 
A partir de estos valores se realiza una curva de calibración, de la cual se obtiene la 
regresión lineal y se establecen los parámetros analíticos del sensor. Entre estos 
parámetros analíticos se encuentran el límite de detección, el cual es calculado como la 
desviación estándar del ruido de respuesta. Además, se establece la sensibilidad 
(representada por la pendiente de la curva de calibrado) y el rango dinámico de trabajo 
(que corresponde al intervalo de la concentración máxima y mínima). Entre cada 
medición de muestra se realizan lavados de los electrodos para evitar la contaminación 












CAPÍTULO 6 RESULTADOS Y DISCUSIÓN 
6.1. Producción enzimas lacasa y esterasa a partir de las bacterias S. aureus T3C3 y 
B. cereus T3A1 
Tal como se observa en la Figura 5, las cepas B. cereus T3A1 y S. aureus T3C3 fueron 
reactivadas en caldo nutritivo a 37°C/110 rpm por 24 horas en una incubadora con 
agitación SHEL-LAB. Una vez que se realizó la reactivación, las cepas fueron sembradas 
en placas de agar nutritivo (B. cereus T3A1) y agar BHI (S. aureus T3C3), de las cuales 
se obtuvieron colonias para realizar la tinción de gram. Bajo el microscopio, la cepa B. 
cereus T3A1 presentó una morfología de bacilo Gram positivo, característico de la 




Figura 5 Caldo nutritivo antes y después de la reactivación de las cepas a) S. aureus T3C3 y b) 
B. cereus T3A1 
 
Para la cinética de crecimiento de S. aureus T3C3 se utilizó el medio de producción de 
lacasas propuesto por Sondi et al. 2014, el cual consta de 0.6% p/v de extracto de levadura 
y 100 µM de CuSO4, pH 8 [39]. Los medios fueron inoculados (triplicado) a una densidad 
óptica inicial de 0.05, luego se llevaron a incubación de 37 ºC en agitación de 110 rpm. 
El crecimiento del cultivo trato de ser monitoreado cada 2 horas (sujeto a la disponibilidad 
y logística del CIBYN) por espectrofotometría de UV-Visible a una longitud de onda de 
600 nm. Con la finalidad de fomentar la expresión de las enzimas lacasa a través del estrés 
del microorganismo, este medio de cultivo tiene una baja concentración de carbono, lo 
cual puede explicar el tiempo que necesitó la bacteria para alcanzar su máximo 
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crecimiento, siendo este alrededor de 72 h (ver Figura 6). A pesar que se procuró realizar 
los monitoreos de dicho crecimiento, cada 2 horas, la logística inherente al transporte para 
la ida y llegada al CIBYN evitó evaluar ciertos rangos de tiempo, lo cual es visiblemente 
notable en la Figura 6. 
 
Figura 6 Curvas de crecimiento de la bacteria S. aureus T3C3 
 
Mishra y colaboradores emplearon un medio de producción de lacasas con 2% de fuente 
de carbono, y obtuvieron un pico máximo de crecimiento a las 60 horas [43]. En 
comparación con nuestros resultados, esta disminución de tiempo en el crecimiento de la 
bacteria puede ser atribuido a la concentración de fuente de carbono en el medio, ya que 
nuestro cultivo carecía de este nutriente. 
La cinética de crecimiento de la bacteria B. cereus T3A1 se realizó en el medio de 
producción de esterasas propuesto por Sharma et al. 2016, el cual consta de 10 ml de 
aceite de oliva, 5 g L de caldo nutritivo, 0.6 g L KCl, 3 g L NaNO3, 0.6 g/L MgSO₄·7H₂O, 
0.01  FeSO4·7H₂O y 0.1 g/L K2HPO4 [40]. Las muestras fueron inoculados a una densidad 
óptica inicial de 0.05, se mantuvieron en agitación durante 48 horas a 37°C y 110 rpm. El 
crecimiento del cultivo fue monitoreado por 32 horas por espectrofotometría de UV-
Visible a una longitud de onda de 600 nm.  
A diferencia de la cepa S. aureus, la bacteria del género B. cereus tuvo un crecimiento 
rápido, obteniendo su máximo pico a las 24 h (Figura 7). Lo anterior es de esperarse 
debido a la alta cantidad de nutrientes presentes en los componentes. Además de contar 
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con  sales de potasio (K+) y magnesio (Mg 2+) los cuales se ha reportado que son elementos 
importantes en el crecimiento de la bacteria así como para la estabilización de las 
esterasas, por lo que su producción se ve favorecida [40]. En este sentido, Grawe y 
colaboradores reportaron un crecimiento máximo a las 36 horas, este aumento en el 
tiempo de crecimiento podría ser atribuido a la disminución en la concentración de sales 
de magnesio y potasio empleando durante su estudio [13] .  
  
Por otro lado, es importante mencionar que, en nuestro trabajo, ciertos rangos de tiempo 
no pudieron ser evaluados debido a dificultades con el transporte para la ida y llegada al 
CIBYN, lo cual es evidenciado en la Figura 7. 
 
 
Figura 7 Curvas de crecimiento de la bacteria B. cereus T3A1 
 
6.2 Evaluación de la actividad enzimática y cuantificación de proteínas en las 
enzimas producidas 
Un trabajo previo, realizado por Silva-Salinas en 2017 [44] demostró la capacidad de la 
cepa S. aureus T3C3 de producir enzimas oxidorreductasas. Este antecedente motivó a 
inocular al microrganismo en un medio de cultivo que se sabe favorece la producción de 
lacasas [39]. El sobrenadante obtenido del cultivo fue evaluado frente al sustrato 2, 2'-
Azinobis-3-etil- benzo-tiazolina-6-acido sulfónico (ABTS), el cual es ampliamente 
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utilizado en la determinación de lacasas. La medición se realizó por medio 
espectrofotometría UV-Vis, de acuerdo al protocolo establecido por Zhang et al 2018. 
Para las pruebas se tomaron 200 µL del sobrenadante del cultivo S. aureus T3C3, y se 
adicionó a la mezcla de reacción que contenía el 2, 2'-Azinobis-3-etil- benzo-tiazolina-6-
acido sulfónico (ABTS) y el buffer [41] (Ver Figura 8). 
 
Figura 8 Cinética de actividad enzimática de lacasas frente a 2, 2'-Azinobis-3-etil- benzo-
tiazolina-6-acido sulfónico (ABTS) como sustrato. Como inserto se encuentra la curva de 
calibración empleada en la cuantificación de proteínas. 
 
La actividad enzimática fue calculada con extractos obtenidos a las 24, 48, 72 y 96 h de 
incubación. Sin embargo, en los extractos obtenidos antes de 72 horas no se observó 
actividad enzimática, fue hasta las 96 horas que se obtuvo la máxima actividad de 331.5 
U mg-1 (Figura 8), la cual fue considerablemente mejor en comparación con lo obtenido 
por Sondi et al. 2014, cuyo trabajo fue tomado como referencia para este experimento. 
En dicho estudio, el resultado de la actividad enzimática obtenido en el sobrenadante 
después de 96 horas de cultivo fue de 10.52 U mg-1 [39]. Mientras que Yasar et al 2019, 
reportaron una actividad enzimática de lacasas presentes en el extracto crudo 
(sobrenadante) fue de 260.3 U mg-1, producido la cepa Bacillus subtilis LP2 [45], siendo 
este resultado similar con lo obtenido por nuestra cepa.  
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Por otro lado, el ensayo de actividad enzimática de las esterasas fue realizado después de 
24 horas de incubación por medio de la medición espectrofotométrica (UV-Vis) 
empleando p-nitrofenol acetato (5mM en metanol) como sustrato, el cual es reportado 
comúnmente para la determinación de esterasas [10]. Este sustrato es empleado debido a 
que las esterasas se caracterizan por la hidrolizar ésteres hidrosolubles de ácidos grasos 
de cadena corta, a diferencia de las lipasas que se caracterizan por la hidrólisis de 
triacilgliceroles de cadena larga [46]. 
Para las pruebas se tomaron 40 µL del sobrenadante del cultivo B. cereus y se adicionaron 
a la mezcla de reacción con el sustrato y buffer fosfato 0.1 M (pH 7.0) de acuerdo con el 
protocolo establecido por Sharma et al 2016. El cambio de la absorbancia fue medida a 
temperatura ambiente durante 40 minutos a 410 nm [13]. 
En la Figura 9 se muestra la gráfica de la cinética enzimática de la producción de esterasas 
por B. cereus T3A1 obtenido a las 24 horas (pico máximo de producción).  En este caso, 
el resultado del contenido de proteína fue de 0.04 mg, con una actividad enzimática 
específica de 103.7 U mg-1, la cual es mayor al reportado por Ferreira-Grawe y 
colaboradores, cuyo trabajo reportó 33.08 U mg-1 obtenido al 6° día de incubación [13].  
 
Figura 9 Cinética de actividad enzimática de esterasas frente a p-nitrofenol acetato como 




Además, es importante resaltar que la actividad enzimática específica obtenida en nuestro 
trabajo es 11.7 veces mayor en comparación con el resultado obtenido en el estudio de 
Sharma y colaboradores [40], el cual fue tomado como referencia para la preparación del 
medio de cultivo para la producción de esterasas. En este estudio, se reportó una actividad 
enzimática de 8.8 U mg-1 de las esterasas producidas por Bacillus pumilus y presentes en 
el sobrenadante [40].  
6.3 Evaluación cualitativa de la actividad catalítica de las enzimas libres en 
presencia de los analitos 
Para esta prueba se emplearon como analitos el insecticida piretroide permetrina y uno de 
sus metabolitos, el 3-fenoxibencialdehído (3-PBA). El análisis consistió en evaluar los 
cambios en el pico de absorción de cada uno de los analitos, los cuales serían atribuidos 
al efecto de las enzimas, esto con la finalidad de evaluar cualitativamente la posible 
interacción entre la enzima y la estructura del analito. 
Para la prueba con esterasas fue empleado el buffer McIlvaine 0.1M (pH 6.0) y para las 
lacasas el buffer de citratos 0.1 M (pH 4.5), lo anterior debido a que según la literatura 
son los pH óptimos para estas enzimas [39], [47]. 
La mezcla de reacción contenía 100 ppm de cada analito, 10% (v / v) de buffer y 100 U 
mg − 1 de enzima (sobrenadante de cultivos). La solución de reacción fue monitoreada 
cada 2 horas usando un espectrofotómetro UV-Vis para registrar los cambios en el 
espectro de absorción del analito de interés.  
En la Figura 10 se observa un ligero decremento en la intensidad del pico de absorción 
de la permetrina y el 3-fenoxibencialdehído (3-PBA), siendo más notorio en la 
permetrina. Lo anterior se puede explicar debido a que la permetrina posee mayor número 
de sitios de ruptura en comparación con el 3-fenoxibencialdehído (3-PBA). Lo anterior 
concuerda con Mir-Tutusaus et al., 2014 [37], quien estudió la capacidad de la enzima 
lacasa para degradar el piretroide cipermetrina, encontrando que el rompimiento de la 
molécula originó como productos de transformación el ácido 3- (2,2-diclorovinil) -2,2-
dimetilciclopropano carboxílico (DCCA) y ácido 3-fenoxibenzoico (PBA)  [37]. Además 
Zhao et al 2020, determinó que la presencia de las lacasas estaba ligada a degradación del 





Figura 10 Análisis UV-Vis del tratamiento enzimático usando 100 U mg-1 de lacasas a pH 4.5 
en una solución de 100 ppm de (a) permetrina y (b) 3-fenoxibencialdehído (3-PBA). Monitoreo 
a 0 h (--), 2 h (--), 4h (--) 
 
Con respecto al tratamiento de las enzimas esterasas, este solo fue aplicado en la 
permetrina, debido a que estas hidrolasas solo son capaces de hidrolizar compuestos que 
contienen enlaces éster. La Figura 11 muestra la ligera disminución que presenta el pico 
de absorción de este piretroide, al cabo de 4 horas de monitoreo. A pesar que esta prueba 
no es contundente para afirmar que las enzimas (lacasas y esterasa) están interaccionando 
con los analitos probados, si permite establecer una relación cualitativa con lo que otros 
autores han reportado acerca de la degradación de piretroides, como fenpropatrina, 
cipermetrina, permetrina, cihalotrina, deltametrina, fenvalerato y bifentrina, empleando 
estas enzimas [35].  
Cabe mencionar que para confirmar que solo las lacasas y esterasas están teniendo 
interacción con los analitos, es necesario realizar una serie de etapas de purificación, 
seguida de la evaluación de la pureza y separación de estas enzimas por electroforesis 
SDS-PAGE. Sin embargo, dada la naturaleza de los analitos (permetrina y 3-
fenoxibencialdehído (3-PBA)), se esperaría que la posible presencia de otras enzimas 
como lipasas o proteasas no tuviera actividad catalítica sobre ellos, ya que las lipasas se 
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caracterizan por tener actividad hidrolítica sobre triacilgliceroles de cadena larga [46], 
mientas que las proteasas tienen efecto sobre enlaces peptídicos [48].  
 
Figura 11 Análisis UV-Vis del tratamiento enzimático usando 100 U mg-1 de esterasa a pH 6 en 
una solución de 100 ppm de permetrina. Monitoreo a 0 h (--), 2h(--), 4h (--) 
 
6.4 Inmovilización covalente de las enzimas a electrodos de oro para realizar 
mediciones electroquímicas 
La inmovilización de las enzimas se llevó a cabo a través de un proceso de 
funcionalización de la superficie de oro (50 nm) en los electrodos. En esta etapa se forma 
una capa de alcanotioles que sirven como agentes ligantes entre el oro y las enzimas. 
Posterior a 12 horas de incubación la laminilla de oro es lavada con etanol para proseguir 
con el proceso de activación de los alcanotioles a través del método EDC / NHS, los 
cuales generan ésteres de carboimida que permite la unión de la enzima. Después de llevar 
a cabo el proceso de inmovilización, se realizó la medición de actividad enzimática para 
comparar la actividad de las enzimas libres con respecto a las inmovilizadas. Para lo 
anterior se tomó como referencia las enzimas esterasas, ya que era de interés para este 
trabajo evaluar su aportación en la detección de los analitos al estar presentes en el 
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electrodo. El resultado de la actividad enzimática especifica de las esterasas 
inmovilizadas fue de 61.08 U mg-1, lo que representa una pérdida del 39% en la actividad 
con respecto a la actividad inicial (enzimas libres). El decaimiento de la actividad 
enzimática después de un proceso de inmovilización es esperado y comúnmente atribuido 
al bloque del sitio activo de la enzima a través del enlace covalente formado entre la 
molécula y el material, principalmente debido a que las inmovilizaciones no están 
orientadas y ocurren aleatoriamente [49], por lo cual también se esperaría tener un 
decaimiento en la actividad enzimática de las lacasas. La pérdida en la actividad 
enzimática obtenido en nuestro trabajo es comparable con el obtenido por Fan y 
colaboradores (2017), donde se reporta una pérdida del 40% en la actividad de las 
esterasas posterior a su inmovilización sobre sílice, empleando un método basado en la 
formación de enlaces covalentes, tal como en nuestro trabajo [50]. 
Por otro lado, a los electrodos se les realizó un corte transversal y se tomaron micrografías 
en un microscopio electrónico de barrido JEOL JSM–7800F, esto con la finalidad de ver 
la irregularidad de las capas depositadas en el oro después del proceso de inmovilización. 
Como se puede observar en la Figura 12, previo a la inmovilización, el film de oro contaba 
con un ancho cercano a los 49 nm, sin embargo, posterior al proceso de inmovilización 
este grosor cambio en un rango de entre 58 a 71 nm. Además, se puede observar como la 
capa se volvió más irregular después de la adición de las moléculas. Este fenómeno se 
puede atribuir a la formación de sistemas multicapa de enzima, formadas durante el 
proceso de inmovilización, a través del exceso de entrecruzante (reactivo EDC/NHS) que 
puede favorecer la unión enzima-enzima entre los grupos amino y carboxílico presente 
en los aminoácidos de estas enzimas, lo cual podría también acarrear problemas de 





















Figura 12 Imagen SEM del corte transversal de un electrodo de oro (a) previo y (b) posterior al 
proceso de inmovilización 
 
6.5 Evaluar y determinar los parámetros analíticos de la medición electroquímica 
Los experimentos electroquímicos se llevaron a cabo en un potenciostato Dropsens 
(metrohm). Se empleo el método de voltamperometría cíclica bajo un esquema de tres 
electrodos que consistió en nuestro electrodo de oro inmovilizado con enzimas, un 
contraelectrodo de platino y un electrodo de referencia Ag / AgCl. Durante las mediciones 
electroquímicas se evaluaron 2 analitos, la permetrina y el 3-fenoxibencialdehído (3-
PBA), los cuales se encontraban en buffer McIlvain de pH 6. 
Como una primera etapa se evaluaron 2 tipos de electrodos, uno inmovilizado únicamente 
con lacasas y otro inmovilizado con una combinación lacasa/esterasa. Las mediciones se 
llevaron a cabo en muestras que contenían 10 ppm de permetrina o 3-fenoxibencialdehído 
(3-PBA). El resultado de estas pruebas se evidencia en la Figura 13, donde podemos 
observar que la adición de esterasas al electrodo, favorece la detección del biosensor, 
generando mayor corriente por la reacción óxido-reducción catalizada por la enzima 
lacasa. En el caso de la permetrina, la reacción genera un 28% más de corriente cuando 
 
 31 
la esterasa está presente, caso similar ocurre en la detección del 3-fenoxibencialdehído 
(3-PBA) donde el aumento se da en un 30%. 
 
Figura 13 Comparación de electrodos con lacasas y lacasa/esterasa en la detección de 10 ppm de 
permetrina y 3-fenoxibencialdehído (3-PBA) 
 
Lo anterior se debe a que la permetrina, que es reconocida por la esterasa, es convertida 
por hidrolisis a un ácido carboxílico y un alcohol [35], que inmediatamente son 
reconocidos por la lacasa. La generación de señal amperométrica resulta de la oxidación 
catalizada por la lacasa, de los productos secundarios, generados por la esterasa. 
Este tipo de co-reacciones se han reportado en biosensores para detectar paracetamol, 
empleando esterasas/tirosinasas [52]; así como la detección de colesterol en suero a través 
del sistema de peroxidasa/colesterol oxidasa [53]. 
A partir de este resultado se decidió continuar con las mediciones electroquímicas 
empleando los electrodos inmovilizados con lac/est. Las mediciones electroquímicas se 
llevaron a cabo en un volumen de muestra de 10 ml, a temperatura ambiente (25°C) y sin 
agitación. Se registraron las curvas de voltaje/corriente de 0.1 a 1.2 V, con una velocidad 




                            
Figura 14 Voltamperometría cíclica de (a) permetrina y (b) 3-PBA (-) y su respectiva solución 
blanco (--). En inserto se encuentran algunas voltamperometrías a diferentes concentraciones 
 
Para calibrar el biosensor, se inyectaron una serie de muestras de permetrina y 3-
fenoxibencialdehído (3-PBA) en un rango de concentración 0-10 ppm. La intensidad de 
la señal de corriente generada, representa la reacción entre la enzima y el analito, la cual 
es directamente relacionada a la concentración del pesticida. 
La Figura 15 muestra las curvas de calibración y regresión lineal obtenidos para ambos 
analitos y que permiten establecer los parámetros analíticos del sensor. Entre estos 
parámetros analíticos se encuentran el límite de detección, el cual fue de 2.4 μM (0.94 
mg L-1) para el caso de la permetrina, un orden de magnitud por debajo que el LOD de 3-
fenoxibencialdehído (3-PBA), que fue de 19.6 μM (3.9 mg L-1). Con respecto a la 
sensibilidad del método para la detección de permetrina se obtuvo 0.04 mA/ mg L-1, en 
contraste con el valor de 0.0074 mA/ mg L-1 del 3-fenoxibencialdehído (3-PBA). 
Finalmente, el rango dinámico de la permetrina fue más amplio, 0.94 – 10 mg L-1 con 







Figura 15 Voltamperometría cíclica de (a) permetrina y (b) 3-PBA a concentraciones de 10 ppm 
(-), 7 ppm (-), 5 ppm (-), 3 ppm (-) y 1 ppm (-). En inserto se encuentran la curva de calibrado 
de cada analito 
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En este sentido, Arip y colaboradores, desarrollaron un biosensor potenciométrico basado 
en cambios de pH mediados por células inmovilizadas del hongo Lentinus sajor-caju ante 
la presencia del pesticida permetrina en muestras de madera. Bajo estas  condiciones se 
obtuvo un LOD 1 μM  y un rango de trabajo de 1 a 10 μM [32], el cual está en el mismo 
orden de magnitud que el que se obtuvo en este trabajo (2.4 μM). Mientras que, 
Castellarnau et al., reportó un método de detección de deltametrina basado en la 
espectroscopía de impedancia (EIS), obteniendo un LOD de 0.303 μg L− 1, [31]. 
Finalmente,  Fruhmann et al 2018, reportó la detección de  deltametrina, obteniendo un 
LOD de 4.7 μg/L [26], el cual está por encima de lo obtenido en este proyecto.  
 
Lo anterior demuestra el potencial del biosensor basado en lac/esterasa para la 
determinación de piretroides, al estar en congruencia con los parámetros analíticos 


















CAPÍTULO 7 CONCLUSIONES 
 
La bacteria S. aureus T3C3 fue capaz de producir enzimas lacasas en un medio de cultivo 
de baja concentración de nutrientes y con sulfato de cobre como cofactor. Mientras que, 
la producción de enzimas esterasas se logró empleando la cepa B. cereus T3A1, la cual 
creció en un medio rico en sales de potasio (K+) y magnesio (Mg 2+) que favorecen la 
producción de estas enzimas. La actividad enzimática de las enzimas obtenidas fue 
evaluada por espectrofotometría UV-Vis, obteniendo un valor de 331.5 U mg-1 para las 
lacasas y 103.7 U mg-1 para las esterasas.    
Estas enzimas fueron sometidas a una evaluación cualitativa frente al insecticida 
piretroide permetrina y a uno de sus metabolitos, el 3-fenoxibencialdehído (3-PBA). En 
el tratamiento con enzimas lacasas se observó un ligero decremento en la intensidad del 
pico de absorción de la permetrina y el 3-fenoxibencialdehído (3-PBA), siendo más 
notorio en la permetrina. Por otro lado, el tratamiento de las esterasas solo fue aplicado 
en la permetrina, ya que estas enzimas solamente son capaces de hidrolizar compuestos 
que contienen enlaces éster.  
El resultado obtenido con esta enzima fue una ligera disminución en el pico de absorción 
de este piretroide, al cabo de 4 horas de monitoreo. A pesar de que esta prueba no es 
confirmatoria para determinar si hay reacción de las enzimas con estos analitos, al menos 
da indicios que la presencia de ellas podían tener una potencial interacción con los 
analitos de interés. En particular las enzimas lacasas poseen la capacidad de catalizar 
reacciones de transferencia de electrones en compuestos fenólicos. Por otro lado, las 
enzimas esterasas son capaces de catalizar la hidrolisis de un enlace químico de tipo éster 
de la molécula.  
Las enzimas fueron inmovilizadas en un electrodo de oro y este proceso tuvo un efecto 
en la actividad enzimática de las enzimas, trayendo como consecuencia una pérdida del 
39 % de la actividad inicial de las enzimas esterasas. Por otro lado, las micrografías de 
los electrodos inmovilizados presentaron un notable incremento del grosor de la 
superficie de oro, siendo inicialmente de 49 nm y al finalizar la inmovilización 
incrementó hasta 71 nm, además de presentar una morfología más irregular después de la 
adición de las moléculas. Lo anterior se atribuye a la posible formación se un sistema 
multicapa a partir de la unión enzima-enzima durante el proceso de inmovilización. 
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Los electrodos con enzimas inmovilizadas fueron empleados en mediciones 
electroquímicas de la permetrina el 3-fenoxibencialdehído (3-PBA), empleando el 
método de voltamperometría cíclica. El electrodo con enzimas lacasa tuvo una menor 
eficiencia en la generación de corriente con respecto al electrodo que tenía 
lacasas/esterasas, indicando que la adición de esterasas al electrodo, favorece la detección 
del biosensor. La detección de la permetrina en presencia de la esterasa/lacasa generó un 
28% más de corriente, caso similar ocurre en la detección del 3-fenoxibencialdehído (3-
PBA) donde el aumento se da en un 30%. 
Finalmente se determinaron los parámetros analíticos del biosensor eletroquímico basado 
en lacasa/esterasa. El límite de detección para la permetrina fue de 2.4 μM (0.94 mg L-1) 
y 19.6 μM (3.9 mg L-1) para el 3-fenoxibencialdehído (3-PBA). Con respecto a la 
sensibilidad del método para la detección de permetrina se obtuvo 0.04 mA/ mg L-1, en 
contraste con el valor de 0.0074 mA/ mg L-1 del 3-fenoxibencialdehído (3-PBA). El rango 
dinámico de la permetrina fue más amplio, de 0.94 a 10 mg L-1 con respecto al rango de 
3.9 a 10 mg L-1 del 3-fenoxibencialdehído (3-PBA). 
Los resultados obtenidos fueron comparables con estudios previamente reportados para 
la detección de estos compuestos empleando otros bioreceptores así como otras técnicas. 
Esto demuestra que el sistema bi-enzimático lacasa/esterasa posee un gran potencial para 
ser usado como bioreceptor en biosensores electroquímicos para la detección de 







• Implementar un proceso de purificación de los extractos enzimáticos para 
obtener enzimas puras que pudieran favorecer el desempeño del biosensor y 
así obtener aún mejores niveles de detección.  
 
• Implementar una caracterización detallada de los extractos enzimáticos para 
descartar la producción de más enzimas. 
 
• Optimizar el protocolo de detección empleando diferentes condiciones de pH, 
concentración de enzimas, evaluar interferencias, etc. 
 
• Implementar el protocolo de medición en el análisis de muestras reales con 
concentraciones de pesticidas piretroides, así como validar el método a través 
de técnicas estandarizadas, como HPLC o GC. 
 
• Probar el bioreceptor bi-enzimático lacasa/esterasa para otro tipo de 
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